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Las células madres se están comenzando a utilizar cada vez más en diferentes 
terapias celulares pero los resultados mostrados suelen variar entre grupos celulares 
provenientes de diferentes donantes o tejidos. Esta variación ha provocado que 
organismos reguladores soliciten una evaluación de las células antes de usarlas en 
alguna terapia para así poder estandarizar su uso como producto. De acuerdo a los 
mecanismos de acción de las células madre adultas (MSC), donde las respuestas 
migratorias juegan un rol importante, se ha propuesto en este proyecto que un indicador 
de la efectividad potencial de estas células en tratamientos podría definirse en parte por 
su capacidad de migración inducida por determinados factores. Es por esto que 
planteamos el uso de técnicas de fotolitografía, manejo de biomateriales, encapsulación 
y liberación de factores para crear un dispositivo que permita observar el desarrollo de 
la migración celular estimulada por un factor. Una particularidad de este dispositivo es 
que el factor inductor de migración se encuentra encapsulado en el dispositivo para ser 
presentado a la célula en forma controlada, gradual y creciente. Primero diseñamos un 
dispositivo que permite la migración celular, restringiendo a la célula a un espacio 
limitado el cual la fuerza a avanzar en una sola dirección y en favor de un gradiente de 
concentración del factor. Este diseño fue creado en AutoCAD® e impreso, generando 
así un silicon wafer el cual es el molde físico primario del dispositivo. Posteriores pasos 
de generación de un molde secundario e inyección final del hidrogel dan forma al 
dispositivo en su versión final. Se comprobó la funcionalidad del dispositivo midiendo el 
potencial migratorio de dos subpoblaciones celulares viendo diferencias entre ellas, por 
otro lado se vio que el dispositivo muestra relación entre presencia de marcadores en la 
superficie de una muestra y la migración de ésta. Finalmente, utilizando un 
biopreservante que mantiene la viabilidad celular, comprobamos que las células pueden 
ser viables pero no necesariamente poseen un buen potencial migratorio. Con esto 
esperamos haber creado una herramienta de fácil uso para poder evaluar las MSC de 
un donante y obtener parámetros de desempeño comparativo traducibles en mejor 
eficiencia potencial para una terapia. En el futuro esperamos probar este dispositivo con 
muestras inyectadas a pacientes tratados y ver si existe una correlación entre la 




 Stem cells are being used every day often on many cell therapies but shown 
results may change among cells that comes from a different donor or tissue. This 
variation has prompted the regulatory entities to request a previous evaluation of the 
cells before being used on any therapy to ensure its safety and function as a product. 
According to adult stem cell action mechanism, where the migration response has a 
critical function, it has been proposed in this project that one of the possible indicators of 
the therapeutic potency of the cells could be their migration capability induced by 
specific factors. Here we use different techniques such as photolithography, 
biomaterials, encapsulation and factor release to create a device that allows to observe 
the cell migration induced by an encapsulated factor in a stable gradient. First we 
designed a device that allows cell migration, restricting the cell environment to a 
confined space forcing it to move towards the factor. This design was created on 
AutoCAD® and printed to generate a silicon wafer which corresponds to the primary 
mold of the device. Further steps of secondary mold fabrication and hydrogel 
injection/polimerization are needed to take the device to its final form. The device 
functionality has been proven through experimentations by measuring the migration 
potential of two stem cells subpopulations where we observe different migration profiles, 
on the other hand we correlated the presence of a surface marker through flow 
cytometry with the migration of the sample. Finally, using a biopreservan that maintains 
cell viability, we show that cells can be viable but that doesn‟t mean they have a good 
migration potential. With this we hope to offer an easy-to-use tool to evaluate MSC from 
a donor and obtain a performance index to compare with other samples and improve the 
efficiency of a cell therapy. In the future we hope to test this device with samples that 








Desde su descubrimiento, las células madre han sido objeto de estudio en el uso 
para el tratamiento de diferentes patologías y terapias innovadoras en biomedicina. 
Cuando hablamos de este tipo de células debemos mencionar que son células con alta 
capacidad de diferenciación hacia variados tipos celulares, y que se dividen en dos 
grupos principalmente: las células madre de origen embrionario y las células madre 
adultas, siendo las más conocidas en este último grupo las células madre 
mesenquimales y las células madre hematopoyéticas. Si bien las células embrionarias 
presentan una mayor capacidad de diferenciación, se ha visto que producen teratomas 
además de los problemas éticos a los que están sujetas, mientras que las células 
madre adultas no tendrían estos problemas1. En los últimos años se ha estudiado y 
argumentado experimentalmente el gran potencial regenerativo y terapéutico que las 
células madre adultas poseen, sin embargo, antes de que estos tipos celulares sean 
utilizados como producto terapéutico en pacientes, éstas deben pasar por prolongados 
procedimientos de aislación, expansión, caracterización, envasado y envío para su 
aplicación en pacientes. Los diferentes factores que generan variabilidad en el producto 
celular final previo a su utilización, y que están asociados a los procedimientos antes 
mencionados, son: la propia variabilidad genética de los donantes de las células, el 
estado fisiológico de estos mismos (salud y edad), los procedimientos de aislación, 
expansión, envasado, envío y también la propia heterogeneidad poblacional que estos 
tipos celulares tienen, hace de estos un producto terapéutico no estandarizado y pobre 
en información específica en relación a su grado de actividad o calidad terapéutica. La 
consecuencia de esto, es que su uso no garantiza el éxito en el tratamiento de una 
determinada patología. Esto ha generado una gran resistencia a aprobar la introducción 
de estos productos en el mercado por parte de las autoridades competentes. 
Recientemente y con el fin de resolver importantes negligencias en los procesos de 
regulación y autorización de los productos de terapia celular, la FDA (Food & Drug 
Administration) ha dicho que es necesaria la generación de un test rápido in vitro, in 
vivo o ambos, que sea capaz de caracterizar la potencia o capacidad terapéutica de las 
células o productos celulares a utilizar en la terapia específica, pero que no solo 
debemos evaluar el producto final sino también es necesario monitorear las distintas 
9 
 
etapas de generación de una dosis2. Para poder generar un test rápido que sea capaz 
de otorgar una medición cuantitativa es necesario fijar criterios que puedan ser medidos 
in vitro y que tengan una alta correlación con el potencial terapéutico final. Uno de estos 
criterios es el potencial de migración que poseen las células en presencia de 
determinados factores. La migración in vivo de las células madre adultas en presencia 
de un daño a nivel tisular, es inducida por factores solubles liberados por el tejido, lo 
que crea un gradiente de concentración que guía eficientemente a estas células a 
ejercer su funcionalidad regenerativa directamente o en la proximidad de la zona 
dañada. La capacidad de respuesta migratoria a estos factores puede ser relacionada 
directamente con el potencial terapéutico de estas células3–7, no solo por ser una 
función celular que se involucra en forma directa con el mecanismo terapéutico de este 
tipo de células, sino también porque es evidencia del estado de desempeño o “fitness” 
que la célula tenga en un momento determinado. 
En general, la migración celular se puede caracterizar como la orquestación de 
múltiples eventos moleculares que consta de tres etapas. La respuesta inicial ante un 
agente promotor de la migración se presenta como la extensión de protrusiones en 
dirección de la migración definida por el gradiente de factores. Estas extensiones 
celulares son generadas por polimerización de filamentos de actina8, que luego son 
estabilizados por la adhesión de proteínas de membrana, principalmente integrinas, que 
se adhieren a la matriz extracelular y finalmente conlleva a un despegue en la parte 
posterior de la célula y una retracción de los filamentos previamente extendidos9. Todo 
este movimiento esta delicadamente orquestado por una constante comunicación 
molecular entre la familia de proteínas Rho GTPasa, PI3K, integrinas, microtubulos y 
transportes vesiculares 9. Además del feedback constante para mantener la polaridad 
celular, estas moléculas (Rho GTPasa, Rac y Cdc42 –cell división control protein 42- ) 
están fuertemente ligadas a los eventos de protrusión celular ya que su activación da 
inicio a toda la cadena de polimerización de filamentos de actina10–12. 
Debido principalmente a que la migración celular no restringida físicamente en un 
plano 2D se caracteriza por ser relativamente lenta, con trayectorias más bien azarosas 
y con falta de direccionamiento incluso en presencia de un gradiente de factor inductor 
de migración, situación opuesta a las migraciones observadas in vivo dónde las células 
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son guiadas por la matriz extracelular 13, es difícil poder cuantificar in vitro de manera 
eficiente las diferencias de respuesta migratoria entre distintas muestras célulares. 
Actualmente no existe una metodología in vitro que tenga una alta precisión y 
resolución para evaluar la migración celular estimulada por un factor, por lo tanto, es 
necesario recurrir a múltiples disciplinas con el fin de generar un sistema capaz de 
resolver este problema. Las velocidades y direccionamiento observados in vivo han solo 
sido posibles de reproducir in vitro cuando las células se hacen migrar sobre patrones  
definidos que restringen físicamente la migración celular a lo largo de estos13. Al tener 
mayores velocidades de migración y direccionalidad podemos distinguir con claridad 
aquellas células con alta o baja respuesta migratoria. En este contexto hemos 
observado que es relativamente fácil crear patrones de alta resolución a micro-escala 
en moldes físicos en base a placas de silicio utilizando por ejemplo, resinas 
fotosensibles como el SU-8 14 y la tecnología de fotolitografía desarrollada 
principalmente para la generación de microchips o microcircuitos integrados. Por otro 
lado, tenemos la existencia de los hidrogeles como material base para la creación de 
patrones físicos a escala micro-métrica. Estos corresponden a redes entrecruzadas de 
polímeros que además son capaces de retener grandes cantidades de agua y proteínas 
disueltas. Estos polímeros de bajo costo pueden ser de origen sintético como el 
polientilenglicol diacrilato (PEGDA) o polisacáridos derivados de origen natural como el 
alginato, chitosan, dextrano o ácido hialurónico, además de los geles basados en 
proteínas como el colágeno y la gelatina15. Esta última es un polímero natural que se 
prepara a partir del colágeno presente en tejidos como hueso y piel, además tiene un 
gran uso en aplicaciones farmacéuticas y biomédicas debido a su biocompatibilidad 16, 
esto por poseer una alta fuerza de tensión, gran interacción celular y biodegradabilidad 
17. Es gracias a estas cualidades que hacen de la gelatina un biomaterial ideal para ser 
utilizado en estructuras responsables de contener y liberar señales biomoleculares 
dentro y desde su matriz cuando forma parte de un hidrogel 18,19. 
En este trabajo se utilizaron todas las estrategias y metodologías antes 
mencionadas con el fin de crear un dispositivo de migración celular que contenga 
patrones físicos o micro-arquitectura determinada que permita un desplazamiento lineal 
y guiado de las células. Esta migración celular es inducida por gradientes estables de 
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concentración de factores que son censados a lo largo de los carriles de migración 
definidos por los patrones físicos. Es importante mencionar que la estabilidad de los 
gradientes de concentración se logrará mediante la encapsulación de los factores 
dentro de un hidrogel que posteriormente se polimerizará y fijará, dentro de éste, las 
diferentes concentraciones de gradiente a lo largo de los canales. Simultáneamente los 
canales representan las barreras físicas que definen los carriles de migración. Todo el 
diseño del dispositivo, la formulación y las tecnologías utilizadas tienen como objetivo 
crear un dispositivo capaz de evaluar y estandarizar el desempeño migratorio frente a 
determinados factores y poder correlacionar esta respuesta biológica a un desempeño,  
calidad y/o potencial terapéutica de las dosis celulares para el tratamiento de una 
patología determinada. Esto se  puede lograr de forma rápida y fácil en donde el 
usuario no requerirá de mayores habilidades ni equipamiento. Además, el diseño y 
metodología de fabricación del dispositivo está pensado de manera que permita el 
escalamiento en forma comercialmente viable para la próxima etapa de 















La generación de carriles que limiten la direccionalidad y sentido de la migración celular 
basados en hidrogeles que encapsulan el factor de migración, constituirá una 
plataforma tecnológica eficiente para evaluar la respuesta migratoria celular. 
Objetivos 
 Diseñar un dispositivo apto para permitir la migración celular y que sea capaz de 
diferenciar aquellas células con mayor o menor respuesta migratoria frente a un 
estímulo soluble. 
Objetivos específicos 
 Determinar la naturaleza del hidrogel a utilizar, el cual debe mantener la 
integridad estructural del dispositivo y ser capaz de encapsular factores de 
migración. 
 Estandarizar la fabricación del dispositivo. 
o Crear un método de fácil estandarización para generar el gradiente de 
factor encapsulado a lo largo del dispositivo de migración. 
o Cuantificar integridad del hidrogel en el tiempo. 
 Generar el protocolo de migración celular estandarizado. 
o Estandarizar el número de células a sembrar 
o Estandarizar la cantidad de horas de incubación previa al ensayo. 








Materiales y métodos. 
Preparación de gelatina metacrilada de salmón. 
La gelatina de salmón se prepara tal como describe Díaz et al., 2011. Se 
obtienen pieles de salmón las cuales se limpian para extraer escamas y restos de 
músculos, se recortan en tamaño regular para ser sumergidas en NaOH 0.1M con una 
proporción de 1:6 (pieles : solución p/v) durante una hora a 10°C en agitación 
constante. Las pieles son retiradas de la solución y lavadas con H2Od. Nuevamente, las 
pieles, deben ser sumergidas en NaOH 0.1M bajo las mismas condiciones 
mencionadas anteriormente y sometidas al mismo lavado. Posterior a esto las pieles 
son tratadas con 0.05M de CH3COOH en proporción 1:6 (pieles: solución) por una hora 
a 10°C y en agitación constante. Luego se lavan y sumergen las pieles en H2Od 
ajustando el pH a 4.0 utilizando CH3COOH. Se incuba por 3.5 horas a 60°C en 
agitación constante, controlando temperatura y pH en el proceso. Finalmente, las pieles 
se descartan y la suspensión restante se filtra al vacío y deja secando por 48 horas a 
55°C. 
El segundo paso consiste en metacrilar la gelatina obtenida previamente, para 
esto se ha diseñado un protocolo a partir de los descritos por Nichol et al., 2011 y Van 
Den Bulcke et al., 2000 que constan en disolver la gelatina de salmón hasta una 
concentración de 10% p/v en PBS (pH 7.4) a 60°C y agregar anhídrido metacrílico 
(SIGMA, USA) lentamente hasta alcanzar una concentración de 8% v/v mientras se 
utiliza un agitador magnético para mezclar la solución. Luego de 3 horas de reacción, 
esta es detenida agregando 3 volúmenes de PBS para luego eliminar el anhídrido 
metacrílico no reaccionado mediante diálisis en bolsas con tamaño de poro de 8 kDa. 
Estas bolsas fueron selladas firmemente antes de sumergirlas en H2Odd a 40°C. La 
diálisis se mantuvo durante una semana y el agua fue cambiada diariamente. 
Finalmente, la gelatina fue liofilizada y almacenada a -80°C. 
Una vez obtenida la gelatina metacrilada liofilizada, se incluyó una etapa 
adicional que pudiese estandarizar la calidad de este material entre distintos lotes de 
producción. Para esto se hace una solución al 20% P/V de gelatina en PBS 1x a 40 – 
50 °C. Una vez completada la disolución, la gelatina es pasada por filtro de 0.45µm para 
eliminar impurezas de mayor tamaño que hayan quedado luego del tratamiento inicial. 
14 
 
Posterior a esta primera limpieza, la gelatina es sometida a ultrafiltración utilizando 
tubos de centrifugación Amicon Ultra 30kDa 15mL (Merck–Millipore), centrifugando a 
5.000 g por 20 - 30 minutos hasta que se haya concentrado la mayoría de la muestra. 
Finalizada la centrifugación, se debe resuspender el concentrado de gelatina dentro del 
tubo de filtración con PBS 1x a 40 – 50 °C para luego someter la solución a una nueva 
etapa de centrifugación/concentración. Este paso debe ser repetido entre 3 – 4 veces 
pero se debe considerar que previo a la última centrifugación no se debe adicionar 
nuevamente H2Od con el fin de obtener una solución de gelatina funcionalizada y 
concentrada. 
Finalizada la limpieza y concentración de muestra se procede a medir el 
porcentaje de gelatina que contiene la solución, midiendo el peso seco de esta. La 
concentración de gelatina debe ser superior al 20%, de lo contrario se procede a 
concentrar nuevamente utilizando el método descrito previamente. Esta etapa permite 
obtener siempre una gelatina funcionalizada con polímeros de gelatina mayores a 30 
kDa, estandarizando la calidad de la gelatina en caso que las etapas previas de 
preparación de gelatina terminen con tamaños de polímeros muy disímiles entre 
distintos lotes de producción.  
 
Degradación del hidrogel y liberación de factor. 
 Degradación del hidrogel. 
Para analizar la velocidad de degradación del hidrogel, se generaron 4 láminas 
de hidrogel las cuales tenían 1 a 1.5 cm de diámetro por ~100 µm de ancho. Para lograr 
esto, se preparó una solución al 14% (p/v) de gelatina funcionalizada suplementada con 
un 1% de fotoiniciador (2-Hydroxy-4‟-(2hydroxymethoxy)-2-methylpropiophenone, 
Sigma-Aldrich Co. Dasrmstadt, Alemania). 100 µL de ésta mezcla fueron puestos entre 
dos porta objetos separados por dos cubre objetos y sometidos a una irradiación de 
1.88 w/cm2 de luz UV por 180 segundos. La fuente de emisión de la luz se posiciona a 
15cm de distancia del gel. Las cuatro láminas fabricadas fueron introducidas dentro de 
tubos de 1.5 mL y sumergidas en 1 mL de PBS 1X, dos láminas fueron almacenadas a 
4°C y las otras restantes se dejaron a 37°C. La degradación del hidrogel se calculó en 
base a la cantidad de proteína disuelta encontrada en el medio o sobrenadante a 
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diferentes intervalos de tiempo. Las muestras de sobrenadante fueron tomadas en los 
días 0, 3, 7, 14, 21 y 31. La cuantificación de proteína en el sobrenadante se realizó 
para las láminas sometidas tanto a 37°C como a 4°C, mediante el kit Pierce™ BCA 
Protein Assay según las instrucciones del proveedor. 
 Liberación del factor. 
 Para cuantificar la capacidad de liberación de factores solubles encapsulados 
dentro del hidrogel, previo a la polimerización y formación de los hidrogeles una 
concentración de 100 ng/ml de VEGF fue incluida en la formulación.  
 Utilizando el mismo experimento de láminas, se cuantificó la liberación del factor 
VEGF165 (R&D Systems™) encapsulado en el hidrogel. Las muestras de sobrenandante 
fueron tomadas a los días 3, 7, 14, 21 y 31. En este caso particular se generaron 
láminas diferentes para cada tiempo y se mantuvieron a 37°C durante el periodo de 
ensayo. Se analizó el nivel liberado mediante Elisa DuoSet VEGF kit (R&D systems™). 
Adicionalmente se realizó un ensayo de 24 horas de liberación a 37 °C con toma de 
muestras cada 4 h. 
 Liberación de factor mediada por degradación enzimática. 
 Considerando que el hidrogel es una matriz en base a colágeno, se replicó el 
experimento de „Liberación del factor‟ pero sólo en 12 horas utilizando 0.1, 1.0, 2.7, 5.0 
y 10U/mL de colagenasa tipo II (Worthington, Lakewood, NJ, USA) manteniendo las 
muestras a 4 y 37 °C. Se midió la liberación de VEGF mediante Elisa (R&D Systems)  y 
además se midió la degradación de la matriz de hidrogel midiendo la presencia de 
proteínas disueltas en el medio utilizando el kit Pierce™ BCA Proteín Assay 
(ThermoFisher, Waltham, MA, USA). A las muestras de proteína medidas se les restó la 
medición del sobrenadante con la concentración de enzima correspondiente.  
Diseño y construcción de dispositivo de migración celular. 
Elaboración del molde primario 
 El dispositivo es diseñado con el programa AutoCAD® utilizando conceptos 
básicos de dinámica de micro-fluidos. Una vez listo, se imprime una fotomáscara 
(CAD/Art Services, Inc. OR, EE.UU.) la cual impide el paso de luz a través de zonas 
que no correspondan al diseño elaborado. Con esta fotomáscara se crea el molde 
16 
 
primario sobre un silicon wafer o placa de silicio, el cual parte con la lámina basal de 
silicio recubierta con una solución de un material fotoresistente “SU-8”. Este conjunto se 
hace rotar a alta velocidad sobre su propio eje con el fin de que el polímero que cubre la 
base de silicio se adelgace y adquiera una superficie homogénea de 100µm de altura. 
Este conjunto es expuesto a luz UV de 365nm utilizando la fotomáscara por donde pasa 
la luz UV por las regiones transparentes correspondientes al diseño elaborado. Con 
esto se endurece o polimeriza el material SU-8 en las zonas que son irradiadas. Esto 
replica un molde sobre el silicon wafer a partir del diseño impreso en la fotomáscara. 
Posteriormente se limpia el exceso de SU-8 (Figura 1). La elaboración del silicon wafer 
fue encargada al “Stanford Microfluidics Foundry”, California, EE.UU. 
 
Figura 1(Editado de Ng et al., 2010) Esquema representando la formación del molde 
primario donde se hace incidir luz UV sobre el photomask el cual sólo deja pasar luz UV 
en partes específicas para polimerizar la resina SU-8 sobre la placa de silicio (Si). 
Finalmente se hace un lavado para eliminar la resina no polimerizada y finalmente se 




Elaboración de molde secundario 
El molde secundario es aquel que corresponde al negativo del molde primario, y 
es el que se utiliza como molde para fabricar el sistema de migración construido en 
base a gelatina de salmón metacrilada. Para lograr esto, el molde secundario se crea 
utilizando polidimetilsiloxano (PDMS). Este polímero se hace mezclando una base de 
elastómero de silicona (Sylgard®, MI, EE.UU.) con el agente catalizador (Sylgard®, MI, 
EE.UU.) hasta obtener una mezcla uniforme, en una razón 10:1 respectivamente. 
Luego se vierte la mezcla sobre el silicon wafer con el diseño en base a SU-8, el cual a 
su vez reposa sobre una placa Petri cubierta de papel aluminio. Luego se introduce 
durante 60 minutos en una cámara de vacío (desecador) para eliminar burbujas 
restantes producidas en el proceso de mezclado de la silicona. Una vez eliminadas las 
burbujas, se procede a curar el material a 80-90°C por dos horas para luego separar el 
PDMS del silicon wafer (Figura 2) y obtener el molde secundario. Para tener acceso a 
los canales del diseño formados en el PDMS, se perforó a lo ancho del PDMS utilizando 
cánulas de metal de 0.5mm, conectando así la parte superior del molde con la inferior 
que es donde reposan los canales.  
 
Figura 2 (Editado de Ng et al., 2010) Esquema que representa la preparación de un 
molde secundario hecho a partir de PDMS en donde se observa el relieve dejado por el 
molde primario.    
Inyección de hidrogel y generación de gradiente de concentración. 
  Posterior a la perforación del PDMS para conectar ambas superficies, la cara 
que posee los moldes y la placa Petri de poliestireno que llevara finalmente el 
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dispositivo, deben someterse a un tratamiento de ionización por plasma, el que se 
realizó utilizando un Plasma Cleaner (Harrick Plasma, EE.UU.). De esta forma 
inducimos una unión fuerte pero reversible entre el molde de PDMS y la placa Petri. 
Esta unión nos permite generar un sistema de canales cerrados, evitando así, que el 
hidrogel inyectado en los canales se extienda por lugares no deseados fuera del diseño 
formado por los canales.  
 La inyección del hidrogel pre-polimerizado (previo a irradiación con luz UV) en el 
molde de PDMS se hizo utilizando una bomba de microinyección modelo NE-4002X 
(New Era Pump Systems, Inc. NY, EE.UU.) a un flujo de 2µL/min. 
 Para generar el gradiente se corta el molde de PDMS dejando entre 0.5 – 1.0 cm 
de borde entre los canales y límite del molde secundario, excepto en el término del 
dispositivo o extremo de los canales, en donde se cortan los canales para obtener una 
apertura de ellos y generar la salida del circuito (Figura 3, a). Se generan dos 
perforaciones, una que proporciona el flujo de entrada del hidrogel pre-polimerizado y 
otra que funcionara como „fluidic low-pass filter’ y mezclador. Los diámetros de 
perforación son de 0.5 mm para el flujo de entrada y 0.9 mm para el mezclador. 
Posteriormente se posiciona dentro de la cámara de plasma, una placa Petri para 
cultivo celular de 35 mm y el PDMS con la cara en donde se encuentra el sistema de 
canales hacia arriba. Se genera un vacío y se aplican tres ciclos de plasma dejando 
entrar pequeñas cantidades de aire filtrado para ionizar las superficies del PDMS y la 
placa. Una vez ionizadas las superficies, ambas se ponen suavemente en contacto para 
generar la unión reversible entre ambas, y de esta manera generar el circuito de 
canales. Se realiza un pre-llenado del sistema de canales utilizando la formulación base 
del hidrogel pre-polimerizado (Gelatina de salmón funcionalizado 10% p/v y fotoiniciador 
0,5 % p/v). Para realizar el pre-llenado, esta formulación se contiene dentro de un 
capilar de teflón (de 0.7mm de diámetro) conectado al orificio de entrada del circuito de 
canales y luego una bomba de jeringa conectada al otro extremo del tubo de teflón 
genera la presión necesaria para controlar micro-métricamente el llenado del 
dispositivo. El gradiente se forma generando fracciones de distinta concentración del 
soluto determinado dentro del capilar de llenado siguiendo un volumen de índice de 
2.4µL/‟N‟ para cada fracción, donde N es la cantidad de fracciones a utilizar. Cada 
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fracción es generada mediante la asistencia de la bomba de jeringa tomando 
volumenes a una velocidad de 0.5µL/min. Cada fracción debe ser separada por 0.08 – 
0.1µL de aceite mineral (Figura 3, b). La perforación del mezclador es conectada a una 
sonda de teflón de 10cm de largo (instalada previa al llenado del hidrogel pre-
polimerizado primario) y debe ser sellada con calor en el extremo opuesto. Finalmente, 
el gradiente discreto correspondiente a las distintas fracciones separadas por un 
pequeño volumen de aceite dentro del capilar de teflón es inyectado al sistema de 
canales a una velocidad de 0.75µL/min hasta que se inyecta todo el volumen (2.4µL + 
0.1µL por separación de fracción), dato que sale indicado en la pantalla de la bomba de 
inyección. El punto del circuito correspondiente al „fluidic low-pass filter’ cumple la 
función de remover el aceite del circuito en base a la densidad del aceite, juntar las 
fracciones separadas y permitir cierto grado de mezcla en la zona de interface entre 
cada fracción. Esto permite que el gradiente discreto pase a ser un gradiente continuo 
antes de llenarse el resto del circuito. 
 Finalmente se agrega un volumen de 30µL de hidrogel sin factor en la apertura 
del sistema (extremo opuesto de la inyección del hidrogel) y todo el conjunto es 
polimerizado por irradiación de luz UV por 60 segundos. La pared actúa cómo freno y 













Figura 3: a) Molde de PDMS con perforación para inyección de hidrogel  el cual se 
convertirá en el dispositivo después de ser polimerizado y „low-pass filter’ 
instalado, esta estructura captura las fracciones de aceite mineral y funciona como 
antecámara de mezcla de las fraxiones del gradiente. b) Sonda de teflón con 
fracciones de gradiente hechas separadas por aceite mineral, Estas fracciones 
serán retiradas por el „low-pass filter’ y se mezclarán para formar los canales con 























 Análisis estructural y encapsulación/liberación de factores. 
 Para determinar el hidrogel a utilizar se analizaron las propiedades estructurales 
y de encapsulación/liberación de factor en donde los criterios analizados fueron: 
- Capacidad de encapsulación de factor 
- Resistencia al swelling (estabilidad estructural de los hidrogeles hidratados en 
medio de cultivo) 
- Liberación de factor. 
Para estas mediciones se utilizaron hidrogeles sintéticos de diferentes tamaños de 
cadena PEGDA258, PEGDA550, PEGDA700 y un hidrogel natural que fue la gelatina de 
salmón metacrilada (GEMSA). 
En primer lugar se puede observar que las proteínas no se disuelven en PEGDA258 y 
tienden a precipitar, no así en PEGDA550, PEGDA700 (Figura 4). 
Uno de los puntos críticos en esta medición es la capacidad de los hidrogeles de 
aguantar el estrés producido por el swelling. El swelling es el aumento de volumen del 
hidrogel  que provoca la absorción de agua dentro de este. Dependiendo de las 
propiedades mecánicas y composición química que posea el hidrogel polimerizado, 
esta absorción de agua puede generar una deformación estructural en el hidrogel, 
específicamente en los micro-canales que buscamos fabricar. El aumento de swelling 
en el hidrogel genera un aumento en el volumen de este lo que causa un estrés en la 
unión que existe entre el hidrogel y la matriz sólida de la placa de poliestireno, si este 
estrés es muy fuerte y el hidrogel no posee la resistencia estructural para soportarlo, 
éste se despegará de la placa lo que generará un colapso en la estructura de los 
canales y consecuentemente una pérdida de los carriles de migración. Es por esto que 
en este trabajo buscamos un hidrogel que no pierda la estructura incial al estar en un 
medio acuoso. 
Uno de los primeros co-monómeros utilizados fue acrilamida al 25% como aditivo para 
reforzar los hidrogeles en base al polímero sintético (PEGDA700),  pero resultó en un 
aumento considerablemente el swelling, por lo que fue descarta para estudios 
posteriores.    
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Los resultados de estabilidad estructural indican que los hidrogeles PEGDA550 y 
PEGDA700 (Figura 5 b y c) presentan una absorción de agua que no es resistida por las 
propiedades mecánicas de esos hidrogeles lo que genera una deformación de los 
canales fabricados como se mencionó anteriormente. Por otra parte, PEGDA258 
presenta una alta resistencia estructural (Figura 5 a), pero no es capaz de retener 
factores solubles dentro. Una estrategia alternativa para prevenir que una absorción de 
agua abrupta sea la causa de la deformación de los canales de las muestras PEGDA550 
y PEGDA700, se pre-hidrato los canales pero no se observa variación en los resultados 
finales obtenidos. Se estudió posteriormente la resistencia estructural de GEMSA y la 
estabilidad se mantuvo durante 30 días sin swelling apreciable en medio de cultivo 
(Figura 6). Una vez definido que GEMSA posee la estabilidad estructural deseada, se 
analizó la capacidad de encapsulación y liberación de factores en este material usando 
el modelo de láminas (descrito en materiales y métodos) y en paralelo se estudió el 
efecto de colagenasa sobre este hidrogel. Se observa que la liberación basal es de un 
10% respecto a la cantidad encapsulada y que la aplicación de la enzima colagenasa 
aumenta esta liberación hasta un 40% (Figura 8). Este aumento podría ser mayor pero 
es imposible de cuantificar ya que la actividad inespecífica de la enzima también 
aumenta la degradación de VEGF (Figura 9). En la Tabla 1 se puede observar el 




















Podemos ver que la muestra A presenta un grado de turbidez el cual corresponde a 
presencia de precipitado del BCA disuelto, levemente se observa el mismo efecto 
con la muestra correspondiente al PEGDA550 pero no así con la formulación de 
PEGDA700  lo cual nos indica que el BSA fue disuelto en la solución sin presencia de 
precipitado. 


































Figura 5: Podemos observar cómo el estrés causado por el swelling colapsa los 
hidrogeles que forman los carriles de migración. Este efecto no se observa en A) 
PEGDA
258
 5 minutos en PBS 1x debido a la alta hidrofobicidad de este compuesto, 
no es el mismo caso para B) PEGDA
550
 5 minutos en PBS 1x y C) PEGDA
700
 5 
minutos en PBS 1x. 
A                B                    C 
1 mes a 25°C 
PBS 1X 
Figura 6: A la izquierda vemos un dispositivo hecho con GEMSA y a la derecha 
vemos la misma placa después de haber estado en PBS a 25 °C por un mes. A 
diferencia de los polímeros PEGDA550 y PEGDA700, aquí no se observa 























































GSM/VEGF Liberación 1 mes 
GSM degradation
VEGF release*
Figura 7: En el primer gráfico de „Degradación GSM‟ observamos como la matríz 
del hidrogel se va degradando a 37 °C en el plazo de un mes, no así cuando está a 
4 °C. En el segundo gráfico de „GSM/VEGF Liberación 1 mes‟ vemos como la 
liberación de VEGF tiende a aumentar de la misma forma que aumenta la 

























 258 550 700 GEMSA 
Swelling Si No No Si 
Encapsulación No No Si Si 
Liberación No No No Si 




Liberación de VEGF mediada por degradación de GSM 
VEGF 
GSM 
Figura 8: Liberación de VEGF y degradación de GSM  mediante el uso de 
colagenasa. Vemos que la liberación de VEGF aumenta a medida que incrementa la 





























Figura 9: Vemos que VEGF es degradado por la actividad proteolítica de la 
colagenasa. 





 Limpieza y estabilidad de GEMSA. 
Con el propósito de generar un punto de estandarización y mejor control en el 
proceso de producción de la gelatina posterior a su liofilización, se realizó una limpieza 
que consta en eliminar todas la partículas de un tamaño inferior a 30 kDa y superior a 
0.45 µm. Podemos ver que el efecto de la limpieza tiene impacto sobre la velocidad de 
degradación aparente de la gelatina medida por la cuantificación de proteína disuelta en 
el medio. La limpieza elimina pequeños polímeros que son resultado de eventos de 
hidrólisis que ocurren durante la funcionalización química del material. La ausencia de 
estos pequeños polímeros resulta en un aumento en la velocidad de degradación 
respecto a la muestra sin limpiar (Figura 10) ya que la matriz pierde levemente 













 Estandarización de la fabricación del dispositivo de migración celular. 
 Al ser creado desde un silicon wafer (Figura 11), el dispositivo esta 
estandarizado en lo que respecta a diseño. Los moldes individuales de PDMS son 
cortados utilizando un molde plástico como guía para corte con bisturí que mantiene las 
dimensiones en 1,6 * 1,1 cm. Esto permite estandarizar además el tamaño de la pared 
de soporte al inicio de los canales que es generada al final del proceso de inyección 
(ver detalles en materiales y métodos). La pared de soporte se hace agregando 30 µL 















































abiertos los canales de PDMS, una vez polimerizado finaliza la construcción del 
dispositivo y podemos observar el dispositivo de migración (Figura 12a) y una 


























Figura 12: A) Fotografía del dispositivo de migración construido B) Construcción digital 
de los canales de migración y la pared de soporte. 
Figura 11: Silicon Wafer (Molde primario) 
Hidrogel con factor 
encapsulado 
Pared de soporte para 
carga celular 
A)                  B) 
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 Estandarización y cuantificación del gradiente. 
 Como fue descrito previamente, el gradiente se hace generando N fracciones 
dentro de una sonda de teflón hasta completar 2.4 µL de volumen total, además cada 
fracción debe ir separada por 0.1 µL de aceite mineral sin considerar éste en el volumen 
final (Figura 3, b) (ver detalles en materiales y métodos). Utilizando este método de 
fabricación se generó un gradiente de BSA-FitC para representar el factor soluble 
encapsulado y observar un gradiente de fluorescencia y su reproducibilidad en todos los 
canales del dispositivo (Figura 13). Se cuantificó la escala de grises producida por el 





















Además, se realizó una simulación en COMSOL® Microfluidics® con el fin de tener una 
primera aproximación in silico de validación de nuestro método para generar el 



















































































Medición de color 




Gradiente de BSA-FitC 
Figura 13: Gradiente de FitC producido con el sistema ‘Low-Pass Filter’ en  
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dispositivo, más linear será el gradiente (Figura 15). En paralelo se simuló el 
funcionamiento del „bubble trap’ y vemos que éste atrapa las separaciones hechas con 
aceite y al mismo tiempo genera un vacío en el sistema haciendo que la fracción que ya 
había ingresado a los canales se mezcle con la fracción que viene detrás. Esto indica 
que el „bubble trap‟ cumple una verdadera función de “estación de mezcla” para las 



































































0 Tiempo (s) 
Concentración de fracciones antes de pasar por „bubble 
trap’ (rojo) y después (azul) 
Figura 15: Simulación de la mezcla de las fracciones de gradiente a lo largo 






























Simulación de „bubble trap’ en COMSOL® Microfluidics® 
Inyección de hidrogel Canales de migración 
Bubble 
Trap 
Dirección del flujo 
Figura 16: Esta simulación hecha in silico nos muestra como el flujo estaría 
entrando (desde la izquierda) para pasar por el low-pass filter, es ahí donde la 
fracción de aceite mineral será separada de las fracciones de concentración que irán 
a formar los canales de migración. Además de separar las fracciones de aceite 
mineral, el low-pass filter se encarga de mezclar la fracción que había pasado con la 
que viene ingresando, de esta forma se obtiene un gradiente aún más lineal  
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Ensayo de migración celular 
 Con la construcción del dispositivo se optimizó un protocolo para el ensayo de 










De las tres muestras sembradas, se decidió trabajar con la correspondiente a 600.000 
células/mL ya que era la muestra que menos variabilidad presentaba. Con esta 
concentración se hicieron las posteriores validaciones del dispositivo 
Primer Caso: Migración diferencial en subpoblaciones de MSC‟s  
Basado en la evidencia que existe sobre la influencia del marcador de superficie CD56 
(Neural Cell Adhesion Molecule) en migración celular 24, se separó una población de 
MSC provenientes de corion (Ch-MSC por su sigla en inglés) en dos subpoblaciones 
CD56+ y CD56- donde se aprecia una pureza >99% en la población obtenida (Figura 
18), para realizar un ensayo de migración con inducción de VEGF25,26 el cual muestra  
una amplia diferencia en el histograma de migración (Figura 19a). En este se observa 
que la muestra Ch-MSC CD56-  (Figura 19b) se concentra en los niveles más bajos de 
migración mientras que la muestra Ch-MSC CD56+ (Figura 19c) tiene mayor distribución 
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Figura 18: Separación de una población celular vía cell sorting basada en el marcador 












Figura 19: Análisis de migración celular de dos subpoblaciones seleccionadas en base 
a la presencia (+) o ausencia (-) del marcador de superficie CD56. a) Histograma de 

































Segundo caso: Análisis de potencial migratorio con células biopreservadas en frío. 
El segundo caso analizado se hizo midiendo el efecto de un biopreservante en el 
desempeño migratorio de una muestra celular. Se analizó la viabilidad celular y el 
potencial migratorio de células extraídas de cordón umbilical (UC por sus siglas en 
inglés). En primer lugar se midió la viabilidad celular mediante citometría de flujo y 
observamos que a las 48h de incubación a 4ºC en una solución vehículo standard 
(Suero fisiológico con 5% p/v de plasma B humano) y en un biopreservante comercial 
(Hypothermosol, biolife solutions, US corregir este dato) existe una muerte celular del 
23.3% (Figura 20a)  para la muestra control mientras que un 11.4% para la muestra con 










Figura 20: Citometría de flujo de células teñidas con Anexina V/7-AAD para medir el 
nivel de apoptosis/necrosis a 48h en la muestra control (vehículo) a y en la muestra con 
biopreservante b.  
Posterior a esto se realizó el análisis de viabilidad a 120h de ambas muestras en dónde 
se observa que las células control presentan un nivel de apoptosis tres veces mayor 
que a las 48h (Figura 21a) mientras que las células almacenadas con el biopreservante 
no presentan cambios significativos en el número de células viables (Figura 21b). En 
paralelo a estas mediciones se hizo un ensayo de migración celular utilizando cómo 
estímulo VEGF a 100ng/mL. A las 48h se observa una diferencia en el conteo de 
48 h at 4°C 














células 4 veces mayor en la muestra que fue tratada con el biopreservante (Figura 22a) 
y se observa un perfil de migración similar pero con un Nº de células menor en la 
muestra control (Figura 22b). Por otra parte, a las 120h la muestra control no tiene 
resultados de migración ya que fue imposible hacer el ensayo de migración debido a 
que no hubo adhesión de células, mientras que la muestra que fue tratada con el 
biopreservante presenta un índice de migración 6 veces más bajo al ser comparado con 
su contraparte a 48h (Figura 23a), pero con un perfil de migración similar y con un 












Figura 21: Citometría de flujo de células teñidas con Anexina V/7-AAD para medir el 
nivel de apoptosis/necrosis a 120h en la muestra control (vehículo) a) y en la muestra 










































Figura 22: A) Conteo de células migradas en el dispositivo de migración comparando 
muestra control (vehículo) con muestra tratada con biopreservante a 48h en 4°C. B) 
Histograma de migración de muestra control (barras negras) comparadas con el 
























































Figura 23: A) Conteo de células migradas en muestras tratadas con biopreservante a 
las 48h y 120h. B) Histograma de migración de muestra tratada con biopreservante 
medida a 48h (barras blancas) contrastado con muestra tratada con biopreservante 
medida a 120h (barras negras). 
Tercer caso: Estimulación de receptor y resolución de dispositivo.  
Para el tercer caso se replicó el protocolo descrito por Zhou et al. donde se condicionó 
las células 24h antes con exendin-4 según lo descrito y se procedió a analizar la 
presencia del marcador CXCR4 en la superficie de las células donde vemos un leve 





























b) 48h a 4 °C 
 
120h a 4 °C 
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estimulación es conocida por aumentar la expresión del receptor para SDF-1α, CXCR4, 
en poblaciones de células mesenquimales derivadas de médula ósea27. La muestra 
estimulada con 5ng/mL de exendin-4 (Figura 24b) muestra un aumento del receptor, 
pero no se observan grandes diferencias en cuanto al número de células con mayor 
expresión al comparar entre la muestra tratada con 10ng/mL (Figura 24c) y 20ng/mL de 
exendin-4 (Figura 24d), no obstante, el nivel de expresión de esas células es mayor 
cuando más cantidad de exendin-4 es agregado. En paralelo a estos resultados se 
realizó un ensayo de migración de cada muestra donde sólo vemos diferencias 
significativas en la muestra tratada con 20 ng/mL al momento de hacer el conteo de 













Figura 24: Análisis de presencia del marcador de superficie CD184 (CXCR4) en células 
de cordón   
 
Exendin-4 0ng/mL Exendin-4 5 ng/mL 

























































Una de las grandes necesidades en los campos de investigación ha sido la de poder 
realizar ensayos de migración que puedan simular fidedignamente lo que ocurre in-vivo. 
Sabemos que los ensayos clásicos como el ensayo de cierre de herida28 o la utilización 
de una cámara boyden presentan diversas falencias como la de no presentar un 
microambiente estructural similar al in-vivo, no presentar quimioatractantes de forma 
estable y en gradiente, o no permitir discriminar la velocidad de migración de manera 
apropiada13. Como solución a esto se planteó la generación de un dispositivo de 
migración basado en un proceso de fabricación que incluye el uso de microfluidos por la 
alta resolución de fabricación que se puede obtener14,29. Esto, en conjunto con la 
utilización de una matriz de hidrogel que posee buenas capacidades de liberación 
controlada de proteínas15,18,30,31 y excelente biocompatibilidad y bioactividad, permite 
fabricar un dispositivo con apropiada estabilidad estructural, presentación de factores 
de migración y que permita un ensayo más verídico con respecto a lo que ocurre in-
vivo. Existe una gran variedad de hidrogeles que se podrían utilizar, pero no todos 
cumplen con los requerimientos necesarios para la fabricación que se propuso en este 
trabajo. En un primer análisis, se midió la capacidad de disolución de proteínas (BSA) y 
la estabilidad estructural de los hidrogeles, encontrando que los sintéticos no 
compatibilizan con ambas propiedades, observándose normalmente una relación 
inversa entre la estabilidad física y la disolución/liberación de factores (Figura 4 y 5). 
Por otro lado, se intentó pre-hidratar y/o mantener hidratados los canales para evitar 
una abrupta absorción de agua cuando son incubados con medio de cultivo, pero no 
permitió generar mejoras en los resultados de estabilidad. Contrario a este escenario, 
se observa que GEMSA posee ambas propiedades siendo estable hasta incluso luego 
de un mes en solución (Figura 6). Adicionalmente, pudimos observar que la capacidad 
de GEMSA de liberar algún factor encapsulado y el resultado obtenido por degradación 
enzimática de la matriz están relacionados y que esta liberación ocurre por la 
degradación de GEMSA finalmente (Figura 8), excepto en los últimos puntos en donde 
se usó de 5 y 10 U/mL de collagenasa, observando una disminución de la 
concentración de VEGF, pero que está más bien asociada a la degradación directa de 
VEGF por parte de la collagenasa directamente.(Figura 9). Después de eso 
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observamos que al hacer una filtración del hidrogel pre-entrecruzado y dejar solo 
fracciones poliméricas de mayor tamaño, era posible aumentar la degradación de la 
gelatina (Figura 10), creemos que esto se debe a la eliminación de los fragmentos de 
peso molecular más bajos. Posterior a validar la liberación de factor encapsulado e 
identificar el mecanismo de liberación de éste, se generó un nuevo modelo de 
dispositivos que permitía fabricar un modelo con concentración de gradiente (Figura 
11). Para esto nos basamos en el método de “low-pass filter”, original y creado en este 
trabajo, y se logró mezclar diferentes fracciones de concentración de FITC dentro del 
dispositivo (Figura 13) ya que previo a la inyección en el molde secundario estaban 
separadas, (Figura 3b). La cuantificación del gradiente se hizo midiendo la escala de 
grises de todos los canales la cual presenta una linealidad no observada previamente 
en la literatura (Figura 14). Además, se hizo una simulación en el software COMSOL® 
en donde vemos la formación del gradiente entre las fracciones que son mezcladas 
(Figura 15) y también se pudo visualizar el funcionamiento teórico del “low-pass filter”, y 
confirmar que éste funciona como una estación de mezcla para las fracciones que van 
ingresando a los canales. Además, se aclaró que la linealidad del gradiente está 
directamente relacionada con la cantidad de fracciones que se generen previo a la 
inyección del hidrogel (Figura 16). 
Habiendo estandarizado la fabricación y comprobado sus propiedades, se trabajó en el 
protocolo del ensayo de migración partiendo por el Nº de células a sembrar, siendo 
éste, un punto crítico debido a que un alto número de células sembradas tiende a 
repartir células a lo largo del dispositivo y este efecto  genera mayor ruido debido a la 
adhesión de células más allá de la línea base que se establece en el tiempo inicial al 
momento de cuantificar, por lo que esto tiende a enmascarar el resultado.  Para esto se 
sembraron tres concentraciones de células (Figura 17) y se continuó trabajando con 
600.000 células/mL, ya que era la concentración que no presenta el problema 
mencionado anteriormente. Esto dio paso para trabajar en los primeros ensayos de 
migración.  
Utilizando este dispositivo, se ensayó la separación de dos poblaciones de células en 
base a la presencia/ausencia del marcador de superficie CD56 (Figura 18) y se estimuló 
la migración de las células con el factor VEGF  en donde obtuvimos que la muestra 
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CD56+ presenta el doble de potencial de migración respecto a la muestra CD56- (Figura 
19a). Este resultado se puede explicar por el movimiento mediado por CD5624 y nos 
permite afirmar que el dispositivo puede discriminar entre células con baja o alta 
movilidad (Figura 19b y 19c). 
El segundo caso consistió en analizar la capacidad migratoria de células almacenadas 
en frío que habían sido tratadas previamente con un biopreservante que, según el 
fabricante, mantiene la viabilidad celular en frío por 120h. Para esto se definieron 48h y 
120h cómo tiempos de almacenaje para realizar las pruebas. En primer lugar, se midió 
la viabilidad celular para las muestras almacenadas a 48h y 120h encontrando una gran 
diferencia entre la muestra que fue tratada con el biopreservante respecto a las 
muestras control que sólo fueron tratadas con un vehículo, lo que corrobora las 
indicaciones del fabricante. La muestra control de 48h sin biopreservante presentaba 
11.9% mayor apoptosis que la tratada con biopreservante (Figura 20) y en las muestras 
almacenadas 120h la muestra control presentaba 72.3% de células apoptóticas 
mientras que las células tratadas con el biopreservante sólo alcanzaban un 12.2% de 
muerte celular (Figura 21). Una vez confirmada la viabilidad por citometría se midió la 
capacidad migratoria de las muestras encontrando que independiente del 11.9% de 
diferencia entre la viabilidad de las muestras almacenadas por 48h, el número de 
células migradas era 4 veces menor en el grupo control (Figura 22a) y además 
disminuye considerablemente la capacidad migratoria (en términos de distancia) de las 
células tratadas con la solución vehículo, ya que las células que más avanzaron no 
pasaron de la fracción 1000-1050 (Figura 22b). Luego se hizo el ensayo con las 
muestras almacenadas por 120h en donde no se pudo medir la migración de las células 
sin biopreservante, ya que no hubo adhesión en el dispositivo, por el contrario las 
células almacenadas por 120h con biopreservante fueron medidas y comparadas contra 
las muestras tratadas por 48h. Notamos que, a pesar de que la viabilidad indicada por 
citometría se mantenía, los índices de migración caían considerablemente para la 
muestra expuesta al frío por cinco días en biopreservante, siendo el número de células 
migradas 6 veces mayor para la muestra almacenada por 48h (Figura 23a). En este 
mismo caso, la distancia recorrida por las células también disminuyó, siendo la fracción 
900-950 el rango de mayor alcance para la muestra almacenada 120h (Figura 23b). 
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Esto indica que si bien la viabilidad se mantenía, el desempeño de las células 
disminuía, encendiendo la alarma sobre la calidad terapéutica que estas células podrían 
tener luego de ser conservadas en el biopreservante comercial por más de 120 h. 
Finalmente, el tercer ensayo consistió en estimular células con exendin-4 para 
aumentar la presencia del marcador CD184 (receptor CXCR4). Este marcador 
corresponde al receptor del ligando SDF-1α, conocido factor de migración secretado en 
tejido dañados. Para este análisis se utilizó cuatro concentraciones de exendin-4 y se 
obtuvieron cuatro muestras con variada presencia del marcador en la superficie, 
respondiendo según lo esperado al estímulo27 (Figura 24). Luego se realizó el ensayo 
de migración el cual no presentó diferencias significativas de células migradas entre las 
tres concentraciones más bajas utilizadas, pero si en la última concentración de 
20ng/mL (Figura 25). 
Todos estos análisis nos muestran que el dispositivo hasta el momento nos permite 
discriminar entre poblaciones celulares que poseen altas o bajas capacidades 
migratorias. 
Además, comprobamos que el índice de viabilidad de una población celular no es un 
indicador real del estado de las células debido a que la actividad migratoria puede ser 
muy baja independiente del análisis por citometría. Esto plantea un problema muy grave 
ya que muchas compañías que ofrecen terapia celular consideran el ensayo de 
viabilidad cómo un “punto de control”, entre otros, para afirmar que las células que 
están inyectando tendrán el efecto deseado en el paciente y puede ser este error el que 
ha generado pérdidas millonarias en las compañías de terapia celular ya que, al no 
estandarizar correctamente el producto celular, la variabilidad entre donantes seguirá 
dando falsos positivos/negativos para los diversos ensayos clínicos realizados en el 
mundo, además de las diferencias en actividad presentadas para dosis frescas en 
comparación a biopreservadas y/o criopreservadas. 
También, vimos que el dispositivo posee una resolución deseada para determinar 
sutiles capacidades migratorias entre muestras pero en el caso que sea necesario 
aumentar aún más estas capacidades resolutivas, se proponen algunos de los 
siguientes acercamientos que a realizar: 
- Optimización del ensayo (protocolo de sembrado). 
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- Optimización de la cuantificación. 
o Threshold individual por canal de migración. 
o Software para automatizar el conteo de células. 
- Cambio en el diseño del dispositivo. 
o Crear un molde que permita tener un reservorio más homogéneo de 
células al inicio de los canales. 
Conclusiones 
En este trabajo se logró diseñar y estandarizar un dispositivo capaz de medir migración 
celular in vitro de una forma cuantitativa mucho más cercana a lo que ocurre in vivo que 
metodologías actuales. Algunas de las características que se buscó darle al diseño fue 
que sea fácil de usar y que no requiera de equipos costosos para obtener los 
resultados, además dentro de las validaciones se puso en evidencia una de las 
falencias que tiene usar la medición de viabilidad celular cómo control de calidad previo 
a una terapia celular ya que demostramos que independiente de la viabilidad, la 
migración celular se puede ver afectada y esto puede ser un índice de que la 
maquinaria molecular de la célula no se encuentra en óptimas condiciones derivando 
así en un resultado no deseado en la terapia aplicada. Esta plataforma tecnológica se 
ha denominado Stellium y ya ha pasado por una primera fase de pruebas (o Alfa test), 
las siguientes proyecciones incluyen una segunda prueba con las mejoras de la primera 
fase implementadas, correlacionar datos de migración obtenidos in vitro con ensayos in 
vivo, integrar Stellium a un ensayo clínico y licenciamiento o lanzamiento a mercado.   
Finalmente cabe destacar que este trabajo se vio financiado en el proyecto CORFO 
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